













































Double‐stranded DNA breaks  (DSBs)  is  a principal  cytotoxic damage  that  can be  repaired by 
several well‐known  repair  pathways. One  of  the most  prominent  routes  is  the  homologous 
recombination (HR). The mechanism of repair has been studied primarily by biochemical analysis 
over  the  years.  Recent  advances  in  single molecule  techniques  has  enabled  researchers  to 




Srs2 dismantles presynaptic Rad51  filaments and prevents  its  re‐formation as an anti‐










Trinucleotide  repeat  (TNR)  expansion  is  the  root  cause  for many  known  congenital 









repetitive  unfolding  of  TNR  hairpin  without  fully  unwinding  it.  Such  activity  of  Srs2  shows 





Energy Transfer) assay which utilizes  two  fluorescent dyes  (Cy3 and Cy5), and  smPIFE  (single 
molecule Protein  Induced Fluorescence Enhancement) which employs  the use of  the Cy3 dye 
only and offer a sensitivity range (0‐4 nm) that is finer than what could be achieved with FRET (2‐
8 nm)  (1). The main goals of the project are to  investigate the key steps  involved  in the DNA 
replication &  repair pathways as well as gene  regulatory control pathways  in order  to gain a 
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Another common DNA damage  is  the double‐stranded DNA break  (DSB) which can be 
induced by UV  irradiation or chemical damage. The DSB  is primarily  repaired by homologous 
recombination  (HR) pathway. HR repair  is mediated by  the Rad51 recombinase  in eukaryotes 
(12,13) and its homolog RecA in bacteria (14).  
Previous biochemical  studies have demonstrated  the  importance of  these proteins  in 
their respective repair pathways. However, the specific mechanisms by which the repair proteins 





























lead  to a quick homology recognition  (17). The result pointed  to a model where homologous 





microfluidic  chamber  and  dual  optical  traps.  This  study  established  that  both  the  3D 
conformation of dsDNA and the  length of the RecA  filament are rate‐limiting  factors  for DNA 
homologous  pairing.  Based  on  their  findings,  the  authors  propose  a  model  termed 
“intersegmental  contact  sampling”  (19), where  the  3D  conformation  of  dsDNA  allows  RecA 
filament  to  come  into  brief  contacts with multiple  segments  of  the  dsDNA  to  facilitate  the 
homology  search.  The  mechanism  of  RecA  homology  search  after  random  3D  collision  is 
examined in great details in a study by Ragunathan and Ha et al. The authors employed smFRET‐
based  assays  to  detect  the  interactions  between  RecA  filament  and  non‐homologous  and 
homologous DNA. They show that RecA performs homology searches on DNA via rapid sliding to 
significantly  shorten  the  search  time  (20).  This  study  demonstrates  that  the  homology 





















nucleotide  repeat  (TNR)  expansions  belong  to  a  class  of microsatellite  instability  that  is  the 
causative mutation  for  a  growing  number  of  neurological  and muscular  diseases  including 
myotonic dystrophy, Huntington’s disease, fragile X syndrome, and Friedreich’s ataxia (26‐28). 
When the expansion occurs in the coding region of the human genome, the expansion is relatively 
small and results  in an expanded protein product  (polyglutamine tract), whereas  large repeat 
expansions  occurring  in  the  noncoding  regions  often  decrease  production  of  protein  from  a 
nearby gene. The DNA repeats are composed of repeat sequences of (CNG)n, where N denotes 























recombinase  proteins will  accumulate  and  lead  to  the  initiation  of  repair  pathways  such  as 
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allow  access  to  condensed  genomic  DNA.  To  ensure  correct  gene  expression,  chromatin 
remodeling proteins (Figure 1.5B, modified from (36)) provide the regulatory controls needed to 
actively  restructure  nucleosomes  in  an  ATP‐dependent manner  (37).  Access  to  DNA  is  also 
important in several key biological processes including DNA replication and repair. Mutations in 
chromatin remodeling proteins causes loss of transcriptional regulations and eventually diseases 
such  as  cancer.  The  chromatin  remodeling  pathways  are  therefore  a  prime  target  for  the 
therapeutic treatments of several cancers.  
 




The Chromodomain‐helicase‐DNA‐binding protein 1  (Chd1)  is a  chromatin  remodeling 
protein found in humans that restructures chromatin by repositioning the nucleosomes to allow 
access  to  DNA  segments,  thus  regulating  gene  expression.  Chd1  contains  an  ATPase motor 
domain (38) which allows it to translocate on nucleosomal DNA and moves them directionally. 
By exploring the movement of nucleosome along DNA by the Chd1 protein, we hope to gain some 

























































































damage  repaired  by  homologous  recombination  (HR),  which  is  mediated  by  the  Rad51 
recombinase  in eukaryotes  (12,13). However, unrepaired DSBs give rise to harmful mutations 
and chromosome rearrangements which lead to carcinogenesis.  Mutations found in BRCA1 and 





is  an  ATP‐dependent  3’‐5’  DNA  helicase  and  ssDNA  translocase  (21)  that  prevents  HR  by 










We  used  single  molecule  fluorescence  to  investigate  the  molecular  mechanism 
controlling the balance between Rad51 filament formation and disruption by Srs2. Using single 
molecule  FRET  (Förster  resonance  energy  transfer), we  find  the  Rad51  site  size  to  be  three 
nucleotides and its nucleation size to be six monomers. We employed an alternative detection 




















0.85, 0.8, 0.75, 0.7, 0.65  for pdT10, 13, 15, 18 and 20,  respectively  (Figure 3.1b, gray). Upon 
addition of Rad51 (1μM) and ATP (1mM), the high FRET peaks disappear and another low FRET 














Representative  single  molecule  FRET  traces  show  a  stepwise  FRET  decrease,  likely 
representing the sequential binding of Rad51 molecules (Figure 3.1c). For pdT10, 13 and 15, a 
maximum of three, four and five steps of FRET decrease were observed, suggesting the binding 



























Next, we  examined  the  directionality  of  Rad51  filament  formation.  Ensemble  stopped‐flow 
experiments suggest a 5’ to 3’ directional bias for Rad51 filament formation on ssDNA without a 
duplex  junction  (21). We tested  it on resected DNA  intermediate. Although FRET  is useful  for 
visualizing monomer binding, it does not inform us about the directionality (e.g. growing from 3’ 
to 5’ or 5’ to 3’). We took advantage of an alternative fluorescence method, smPIFE whereby the 





















































to Michaelis‐Menten equation. Errors  in fit results are  in SEM.   (d) Schematic diagram of tethered protein assay. 






































FRET patterns  completely disappear  for  the pdT70 DNA  (Figure 3.7b,  c). Dwell  time analyses 














































together with  Rad51  to maintain  the  same  Rad51  concentration.  The  representative  single 








activity  is  transient, as more  than 60% of  single molecule  traces display a dynamic exchange 
between  the  steady  low  FRET  and  the  FRET  fluctuations,  representing  reformation of Rad51 
filaments and subsequent clearance by Srs2, respectively (Figure 3.9c). To test if the stability of 
the Rad51 filament influences its clearance by Srs2, we measured the dwell times corresponding 
to  the duration  corresponding  to  the Rad51  formed  state  (δt‐R,  low FRET) and  Srs2  induced 
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formation was  substantially  longer  (Figure 3.10a‐d),  indicating an enhanced ability of Srs2  to 




3.9e). We  observed  a  brief  low  FRET  binding  followed  by  high  FRET  and  FRET  fluctuations, 
indicating the binding of a Rad51‐ssDNA filament to Srs2, followed by a quick clearance of Rad51 
and Srs2 mediated motion on  ssDNA,  respectively  (Figure 3.9f). This assay offers  two unique 
advantages. First, it enables a direct observation of a Srs2 monomer to clear Rad51.  Second, it 





















which  represents  the  period  Srs2CΔ276  prevents  Rad51  reformation.  (c)  Single  molecule  FRET  traces  from  an 
experiment where Srs2CΔ276 was preloaded to DNA then Rad51 was added. (d) Histogram and a Gaussian distribution 
fit of dwell time of Srs2CΔ276 motion duration which represents the period Srs2CΔ276 prevents Rad51 initiation. Error 










molecules  showed  FRET  fluctuations  induced  by  Srs2,  indicating  negligible  removal  of  RecA 










unwinding  is expected to result  in the  loss of the Cy3 (green)  labeled strand because only the 





































Next, we employed  the Srs2 monomer  tethered assay  to test  if monomer can unwind 
(Figure  3.12a).  Over  95%  of  the  binding  events  showed  a  stable  high  FRET  (Figure  3.12b), 












lengths  in the 10‐20 nucleotide range where the distance change  induced by Rad51 binding  is 
detectable by FRET (62). We observed that Rad51 formed a stable filament on ssDNA as short as 
18 nucleotides  (Figure 3.1b). Based on  the detection of  three,  four and  five  steps  for Rad51 
binding to pdT10, 13 and 15, we deduced a site size of three nucleotides per Rad51 monomer. 
Combining  the site size with  the minimum ssDNA  length required  for  forming a stable Rad51 
filament (pdT18), we infer a nucleation size of six Rad51 monomers. These numbers are similar 
to those inferred for RecA (16) and consistent with the structural resemblance between the two 
proteins  (55,56).  It  is  interesting  to  note  that  the  FRET  transition  from  0.8  to  0.65,  which 
represents monomer dissociation near ds/ssDNA  junction  is substantially  less prominent than 
others in all three TDPs presented (Figure 3.1d). This pattern likely arises from the higher stability 
of a monomer that binds at the ds/ssDNA junction compared to other positions. Therefore, the 
near‐duplex  junction  positioning  of  Srs2  represents  an  ideal  target  location  for  an  anti‐




ssDNA  involves  primarily monomer  and  dimer  units  and  the  net  growth  favors  the  5’  to  3’ 
direction (64).  
















activity  on  single  stranded  DNA;  second,  they  all  involve  looping  of  ssDNA  although  the 
mechanistic details differ. One clear difference is that Srs2 only acts on a small segment of ssDNA 
near duplex  junction.   We propose a model whereby Srs2  stations  itself near  the  junction of 














function  (21‐24).  This  repetitive mechanism  at  the  site  of  a  duplex  junction  can  offer  two 
advantages. First, the repetitive nature of activity can effectively maintain ssDNA clear of Rad51 
binding. Second, the activity at the duplex junction enables efficient sequestering of ~18‐20 nts 













whereas  the ATP  fueled  translocase activity  is  required, but not sufficient  for Rad51  filament 
removal (21,49). Furthermore, it has been shown for other SF1 helicases that their translocation 
and  unwinding  activities  are  functionally  separable  in  that  enzyme  oligomerization  is  often 
required  for DNA  unwinding  activity  (75). We  find  that monomeric  Srs2  can  dislodge Rad51 
filaments on ssDNA, but cannot unwind dsDNA. Hence, Srs2 monomers are capable of removing 
Rad51 filaments from ssDNA without unwinding the duplex DNA.  This behavior is thus similar to 




of Rad51  in  preventing DNA  unwinding  by  Srs2.  In  contrast,  one  study  reported  that Rad51 






and  Srs2  in  the  early  stages  of  homologous  recombination.   Our  results  reveal  an  exquisite 








technologies  (Coralville,  IA).  Internally  labeled oligos contain amino modifier dT subsequently 
labeled using Cy3 monofunctional NHS esters (GE Healthcare, Princeton, NJ). Briefly, 10 nmoles 





































smFRET  and  smPIFE  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection 





































































For  various  dwell  time  analyses:  Peak‐to‐peak  dwell  time  analysis  to  obtain  δt  was 
measured manually from  individual FRET traces (Figure 3.7d) within Matlab, and the resulting 
histograms and fittings were generated using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). 
Binning  sizes vary based on  the  type and  range of data collected. Rad51  removal dwell  time 
(Figure 3.11g)  is measured as the time that  it took from the appearance of  low FRET signal to 
change to high FRET (Figure 3.11f). Srs2 loading duration (Figure 3.12b and d) is measured as the 
time  that DNA  is occupied by Srs2 before being covered by Rad51  (Figure 3.12a and c). DNA 











ATP‐dependence  data  for  FRET  fluctuation  dwell  times were  fitted  to  the Michaelis‐Menten 
kinetics equation (1) using Origin (OriginLab Corporation, Northampton, MA). 























genome  expansion  and  chromosomal  instability  (86)  that  can  give  rise  to  numerous 















We employed  single molecule  fluorescence  techniques  to  investigate  the mechanisms 
used by Srs2 and Sgs1  in resolving/unfolding TNR hairpins and compared  it to their activity  in 
unwinding  double  strand  (ds)  DNA.  The  single  molecule  approach  enabled  us  to  clearly 
distinguish  between  the  two  distinct modes  of  unwinding mechanism  adopted  by  the  two 
proteins. First, we found that a monomer of Sgs1 is sufficient for unwinding duplex DNA while 
multiple units of  Srs2  at  a higher  concentration  is  required  to  achieve  the  same unwinding. 
Second, Sgs1 completely unwinds both duplex DNA and TNR hairpin non‐discriminately whereas 
Srs2 exhibits a unique  repetitive unfolding cycles of TNR hairpin. We also show  that  the TNR 
unfolding frequency of Srs2 is modulated by the folding strength and the total length of the TNR 
hairpin.  These  results  suggest  that  Srs2’s  repetitive  motions  may  be  involved  in  the 
destabilization of TNR hairpins for an extended period whereas the robust unwinding activity of 









value of 0.7 when excited with a green  (532nm)  laser  (39)  (Figure 4.1A). This DNA  substrate 
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acceptor  (Cy5)  fluorophores used  for unwinding.  (B, E) Representative  single molecule  intensity  (top) and  FRET 
















between  two  FRET  states  (Figure  4.1B),  consistent  with  the  previously  reported  repetitive 
movement of Srs2 on  single  strand  (ss) DNA,  fueled by ATP hydrolysis  (45). The FRET values 





To  measure  the  unwinding  activity,  we  counted  the  number  of  DNA  molecules  on  the 
experimental surface over time. Over 12 minutes, the number of molecules exhibiting FRET (with 
both  Cy3  and  Cy5  signals)  remained  approximately  the  same  (Figure  4.2A,  C),  indicating  a 
negligible unwinding activity by Srs2 (10nM). Conversely, when the same concentration of Sgs1 







unwinding  kinetics, we  counted  the  number  of  Cy3 molecules  every  5‐10  seconds  after  the 
addition of the proteins and converted the decrease in Cy3 count as unwinding percentages for 
both Srs2 and Sgs1 (Figure 4.1G). The imaging area was switched every 5‐10 seconds to minimize 













































induced  a  gradual  FRET  decrease  followed  by  a  disappearance  of  Cy3  signal  (Figure  4.3C), 
suggesting a complete unwinding of the entire dsDNA.  
 












DNA (Figure 4.1G). This difference  is  likely due to the combined effect of  longer  length of the 




at  the  site  of  the  TNR  hairpin while  repeatedly  resolving  its  folded  structure  (indicated  by 
repetitive FRET fluctuation in Figure 4.3B). It is interesting to note that Srs2 only partially unfolds 
























































Unwinding by  Sgs1  and  two  different  concentrations  of  Srs2  shows  that  Sgs1  even  at  10nM unwinds  the  TNR 

























The MD  simulation of  the  (CAG)11 displays  a double helical  structure  that  resembles double 












































and  15  repeats  showed  repetitive  hairpin  unfolding  (indicated  by  FRET  fluctuations)  by  Srs2 
(Figure  4.9B).  In  addition,  the  cumulative  FRET  histograms  reveal  the  same  range  of  FRET 






































Our  results  revealed  that Sgs1 and Srs2 are  inherently different even  for unwinding a 
duplex DNA without the TNR hairpin. Sgs1 is capable of unwinding dsDNA immediately after the 
addition of  a  low  concentration of protein  (10nM) whereas  Srs2, when  applied  at  the  same 
condition, exhibits repetitive movement on single strand DNA without unwinding the duplex DNA 
(45). We note that Srs2, when applied at a much higher concentration (50‐200nM), is capable of 


















FRET  values,  Srs2  is  likely acting near  the entry of  the TNR hairpin. This  repetitive unfolding 
activity can persist for 30‐40 seconds without dissociation. We posit that the weak unwinding 







The  repetitive  activity  of  SF1  and  SF2  helicases  have  been  previously  reported 
(42,43,45,68,69,92). Although it is not clear if this activity is present in cells, based on the diverse 
array of biological pathways in which they participate, it is plausible to predict that the repetitive 


















The  analysis  of  Srs2  on  varying  sequence  and  length  of  TNR  hairpin  reveals  some 




level of FRET  fluctuation  range shown  in all cases  (FRET histogram peaks) points  to  the same 
degree to which Srs2 resolve the secondary structure formed by TNR. This is reminiscent of the 
repetitive movement of Srs2 seen on single strand (ss) DNA after its removal of Rad51 filament 
(45). Regardless of  the  length of  ssDNA,  Srs2  scrunches  a well‐defined  length of  ssDNA. We 












































prepared using non‐biotinylated  strands of oligonucleotides with  the  same  sequences as  the 
biotinylated  oligos.  Double‐stranded  oligonucleotide mixtures were  incubated  at  95°C  for  2 















smFRET  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection  fluorescence 
microscope(1,39). Cy3 (donor) on DNA was excited by an Nd:YAG laser (532nM, 75mW, Coherent 












































































This chapter pertains  to an ongoing study  in collaboration with  the  laboratory of Dr. Gregory 
Bowman in Johns Hopkins University.  Below I will present some preliminary but exciting results 
obtained  from  single  molecule  measurements.  To  date,  the  exact  mechanism  of  how  the 
chromatin  remodeler, Chd1,  achieves  the  repositioning of nucleosomes  for  access  to DNA  is 









of DNA  (~147 bps  long) wrapped around an octomer core made up of  four different types of 
histones. Due to this nature of the DNA wrapping, nucleosomes may act as a physical barrier, 
restricting access  to genomic DNA sequences. Therefore,  in order  to access “packed” DNA  to 
main  essential  cellular  processes,  the  nucleosomes  must  be  reorganized  so  that  various 
replication, repair and transcription machineries can perform their dedicated functions. Several 






Some of  the earlier  ideas of how a nucleosome “slides”  include a  twist  fusion model  (98,99), 
which suggests a single base pair transfer between linker DNA (not wrapped around histone) and 
nucleosomal  DNA  accommodated  by  a  twist  of  the  nucleosomal  DNA,  therefore  preserving 
histone‐DNA contacts, and the loop propagation model (100‐102), which suggests the transfer of 
























Chromatin  remodelers  refer  to  a  large  collection  of  proteins  and  assemblies  that  can  be 
categorized into several families.   Some of the best characterized ones  include SWI/SNF, ISWI, 
INO80,  and  CHD  (105).  While  each  families  of  protein  maintain  their  own  sub‐domain 
organizations, they also share a common SWI2/SNF2‐type ATPase motor among them (106,107).  
Much of the earlier studies on the remodeling process focused on how this ATPase motor 
would  engage  the  nucleosomal  DNA.  Using  a  single‐molecule  technique  known  as  “DNA 
unzipping”,  the Wang  group  showed  (108,109)  that  not  all  the  histone‐DNA  contacts were 
energetically  the  same,  and  identified  an  energetically  weak  point  near  the  segment  of 





































We asked  if  this  is  specific  to  the nucleosome  configuration or  is  it a protein  specific 
behavior. The configuration of the nucleosome is then changed so that the histone wrapping is 




























Next, we  tested  a mutant Chd1 protein, Chd1‐120B  d234, which has  a  shorter  linker  length 
between the DBD domain and the ATPase motor domain and remodels poorly (Figure 5.4A, left 
figure). This protein was applied to the 80‐N‐0 nucleosome  (Figure 5.4A, right  figure) and the 




FRET  increase  like  those  shown  in  Figure 5.2A. A  frequency  count of  the occurrences of  the 
gradual FRET increase (Figure 5.4D) showed that the mutant Chd1 protein exhibited only half as 
many recursions as the full  length Chd1 protein. Our data on the short  linker mutant suggests 












































containing  1%  v/v  dextrose,  1  mg/ml  glucose  oxidase,  0.03  mg/ml  catalase  (77),  and  2‐

















smFRET  measurements  were  done  using  a  wide‐field  total  internal  reflection  fluorescence 
microscope (1,39). Cy3 (donor) on DNA was excited by an Nd:YAG laser (532nM, 75mW, Coherent 
CUBE) via  total  internal  reflection. The  fluorescence signals  from Cy3 and Cy5 were collected 
through an objective (Olympus Uplan S‐Apo; X100 numerical aperture; 1.4 oil  immersion) and 
detected at 100ms time resolution using an EMCCD (electron multiplying charge‐coupled device) 







For dwell  time analyses, peak‐to‐peak dwell  time analysis  to obtain  δt was measured 







The main  goals  of  the  project  are  to  investigate  the  key  steps  involved  in  the  DNA 
replication &  repair pathways as well as gene  regulatory control pathways  in order  to gain a 
















ultimately  causing  several  genetic diseases  (26‐28).  For example, myotonic dystrophy  type 1 
(DM1) an incurable neuro‐muscular disease is caused by CTG repeat expansion in the DMPK gene, 
chromosome 19q. Helicases may unfold TNR hairpins during replication (1,30‐32) shifting them 






chemical biologists,  and bioengineers  across  two UIUC  colleges will  shed  light on  the  repeat 
expansion mechanism, and may lead to a curative therapeutic strategy. 
 












Two  strategies will  be  used  to  find  CTG/CAG  targeting  compounds.   One  uses  Janus‐Wedge 
recognition  (113)  (Figure  6.1B)  to  bind  CTG,  the  other  targets  CAG  repeats,  using  the 
naphthyridine‐azaquinolone (114) heterodimer (not shown).  The DNA‐small molecule‐helicase 
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